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role  in defense mechanisms and other  important cellular activities. Primarily,  this study aims  to 
screen  the unexplored mucus extract of Puntius  sophore  (P.  sophore)  for  its antagonistic potential 
against  common  pathogens,  which  are  commonly  implicated  in  foodborne  and  healthcare 
associated  infections, with effects on  their adhesion and biofilm  formation. Profiling of  the  skin 
mucus was  carried  out  by High  Resolution‐Liquid  Chromatography Mass  Spectrometry  (HR‐
LCMS), followed by antibacterial activity and assessment of antibiofilm potency and efficacy on the 
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1. Introduction 
Biofilms are colossally structured, densely packed with surface affixed population of single or 
multiple microbial  cells  in  autogenic  extracellular polysaccharide matrix. They  are  comprised  of 






and phagocytosis. Therefore,  removal of biofilms becomes  strenuous, once established  [8,9]. This 
adaptive antibiotic resistance mechanism of bacteria in biofilms also act as a hurdle in the treatments 
of biofilm related acute and chronic diseases like bacterial vaginosis, nosocomial pneumonia, urinary 
tract  infections, surgical wound  infections, catheter  infections, burn wound  infections, middle ear 
infections, gingivitis, etc. [10]. Due to this reason, biofilm formation is not only a problem to health 




All  through  the  time of drug  evolution, nature has always been  the  foremost origin  for  the 
discovery of novel bioactive compounds/medications, essential  for  fighting against  infections and 
various diseases  [11,12]. Over  the past decade, novel perspectives  in  impeding biofilm  formation 
have been extensively developed from natural products, especially from plants, as they demonstrated 
antimicrobial and chemo‐preventive properties [13,14]. Recently, fishes have been also considered as 





we  evaluated  the  antibiofilm  and  antibacterial potential  of P.  sophore  (F. Hamilton,  1822) mucus 
extract. 
Puntius sophore (P. sophore), commonly known as pool barb, spotfin swamp barb, ‘PhabouNga’, 





























Growing  live P.  sophore were  collected  from  the natural water bodies and  transferred  to  the 















with 50 mL of 10% acetic acid and boiled  for 5 min  in boiling water bath. The mixture was  then 
centrifuged at 10,000 rpm for 30 min at 4 °C. The supernatant was collected and lyophilized. The final 




method.  All  bacterial  strains were  uniformly  (1000  μL)  spread  over  the  plates  and wells were 
punctured with the help of gel puncture. Into each respective well, 100 μL of mucus extract (2000 
μg/mL) was  inoculated  and plates were  incubated  at  37  °C  for  24 h. On  the next day,  zones  of 
inhibition were calculated. For positive control, gentamicin standard antibiotic was used. 
2.6. Effect of Puntius sophore Mucus Extract on Growth Kinetics of Bacteria 







by  Clinical  and  Laboratory  Standards  Institute  (CLSI)  with  slight  modifications  [22].  Bacterial 
inoculums were prepared in MHB at 37 °C for 24 h. The mucus extract was two‐fold diluted ranging 




well was  determined  using  EpochTM microplate  spectrophotometer  at  600  nm.  Plates were  then 
incubated at 37 °C for 24 h. After incubation, the absorbance was read again in the reader at the same 
wavelength  and  the  obtained  absorbance  values  were  subtracted  from  those  obtained  before 
incubation. Assessment was carried out simultaneously for bacterial growth control (MHB + bacteria 
+ mucus extract vehicle) and sterility control (MHB + mucus extract vehicle), as well as for the positive 
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Where, OD: Optical Density. 
2.12. Assessment on Adherence of Biofilms 












Light  microscopic  assessment  of  all  bacterial  biofilms  was  accomplished  following  the 
prescribed method [30] with some modifications. Overnight grown culture of all bacterial strains was 
added  to a 5 mL  freshly prepared MHB with 1% glucose. Then, 500  μL of  inoculated broth  (108 
CFU/mL) was transferred to 24‐well microtiter plates containing 1 × 1 cm size cover slip. Treatment 
was carried out with 500 μL of the P. sophore mucus extract (final concentration = MIC). Gentamicin 

















E‐1010  ion  sputter  (Hitachi®, Tokyo,  Japan)  followed by observation under SEM  (S‐34002N SEM, 
Hitachi®) [31,32]. 
2.16. Biofilm Metabolic Activity—XTT Reduction Assay   
The  colorimetric  2,  3‐Bis(2‐methoxy‐4‐nitro‐5‐sulfophenyl)‐5‐[(phenyl‐amino)carbonyl]‐2H‐
tetrazolium hydroxide (XTT) reduction test was carried out to estimate the bacterial cells viability 
within  the  biofilms  by  following  previously  reported  methods  [33–35].  Overnight  culture  of 
respective bacterial strains was inoculated into MHB (200 μL) at an initial turbidity of 0.1 at 600 nm, 
grown with and without mucus extract at 37 °C without shaking for 24 h. After incubation, plates 


























the wells without  biofilms,  and  served  as  blank,  followed  by  incubation  at  37  °C  for  60 min. 
Afterwards,  the  liquid holding  the  residual  stain was  resettled  in a new microtiter plate and  the 
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  MIC  MBC  MIC  MBC 
E. coli  250  500  7.8  15 
P. aeruginosa    500  1000  15  31 
B. subtilis  1000  1500  15  31 






kinetics  assay was  carried  out  in presence  of mucus  extract. Results  of growth  kinetics  analysis 
displayed the efficacious inhibition of all tested bacterial strains. In contrast to control, growth of all 
bacterial strains demonstrated a delayed lag phase and protracted logarithmic phase (Figure 3A–D). 












Bacterial Strain  Mucus Extract  Gentamicin  FICI  Effect 
MIC*  MIC* 
E. coli  31  1.9  0.375  Synergy 
P. aeruginosa  83  4.4  0.452  Synergy 
B. subtilis  200  44  0.485  Synergy 
S. aureus    375  44  0.535  Additive 
































of  lactate  to  pyruvate  and  back.  We  evaluated  LDH  activity  in  the  supernatant  to  check  the 
probability that P. sophore mucus extract could reduce the bacterial viability inside the biofilms. When 
bacterial cell membrane is not intact, only then its activity can be detected  in extracellular matrix. 
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LDH activities  in  the supernatants are  raised  in all  four bacteria upon  the  treatment of P. sophore 
mucus extract at the MIC level (Figure 5A). When comparing with the tested bacterial strains, highest 
LDH activity was seen in E. coli, while the S. aureus led to the lowest. These results demonstrate that 

















surface  that  was  stained  with  crystal  violet  and  acridine  orange  to  observe  under  light  and 
fluorescence  microscopy.  In  light  microscopy,  reductions  in  thickness  of  biofilm  with  lower 
appearance  of micro  colonies was  observed  in  the  presence  of  P.  sophore  mucus  extract, when 
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compared to control in which a heavy‐knit like mat of biofilms appeared (Figure 6A–H). Moreover, 
results  of  fluorescence microscopy  also  revealed  the well‐developed mature  biofilm  in  control, 
whereas bacterial strains treated with P. sophore mucus extract showed poor biofilm development 




compared  to  the  control. This might be due  to  the degradation/reduction of  the  thick EPS  layer 






sophore mucus extract at  their respective MICs under  light microscopy.  (A,C,E,G) Growth control, 
(B,D,F,H) P. sophore mucus extract. 
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Figure 7. Micrographs of disrupted matured biofilms of tested strains formed on glass surfaces by P. 
sophore mucus  extract  at  their  respective MICs  under  fluorescent microscopy.  (A,C,E,G) Growth 
control, (B,D,F,H) P. sophore mucus extract. 
























Figure  10.  Chemical  structures  of  identified  compounds  by  HR‐LCMS.  (A)  Cysteamine  (B) 
glucosamine,  (C)  normetanephrine,  (D)  neuraminic  acid,  (E)  bis  (2‐hydroxypropyl)  amine,  (F) 

















































































































































































































































































































































































































































bacterial  infections  coupled with multidrug‐resistance  and  biofilm  forming. Bacteria  are  capable 
enough  to  grow  and  adhere  to  almost  any  kind  of  surface  and develop  architecturally  complex 
communities termed as biofilms. Bacterial biofilms  impact human beings in broad ways, as  it can 
form in any natural, industrial, and medical setting [31,47,48]. Almost 65% of all bacterial infections 
are  related  to  bacterial  biofilms  which  includes  both  device  (catheters,  lenses,  pacemakers, 
mechanical heart valves, etc.) and non‐device related  (periodontitis, tooth  loss, osteomyelitis, etc.) 














profoundly  required  to  act  on different  biofilm  forming pathogenic  bacteria, we  selected mucus 
extract of  the  fish P. sophore. The mucus extract of  this medicinally  important  fish showed broad‐
spectrum antibacterial activity and was found to be enormously effective against both planktonic and 
biofilm  forms  of  different  pathogenic  bacteria which  are  commonly  involved  in  foodborne  and 
healthcare associated human infections. 
The aquatic environment is a habitat for numerous amounts of pathogenic and non‐pathogenic 
microorganisms,  and  fish  are  everlastingly  in  connection with  that  surrounding.  Fish  epidermal 
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almost  all  bacteria  and  is  responsible  for  preserving  the  integrity  of  the  cell.  Destruction  of 
peptidoglycan either through mutations or external stresses (e.g., antibiotics) will lead to cell lysis 
[66,67].  Assessment  of  MIC  and  MBC  are  excellent  and  comparatively  economical  tools  to 
concurrently assess many antimicrobial agents for effectiveness. Many studies have demonstrated 
similar  results  about  the  antimicrobial property  of  epidermal mucus  in  variety  of  fishes Channa 
punctatus and Cirrhinusmrigala [68], catfish (Arius maculates) [69], hagfish (Myxine glutinosa) [70], and 
eel  fish  (Anguilla Anguilla)  [71]. Ellis  [72] and Cole et al.  [73] reported  the variety of antimicrobial 
components  (lysosomes,  lecithin, proteases, and  antimicrobial peptides)  in  the  epidermal mucus. 
This bactericidal activity suggests that antimicrobial components present in the mucus extract play a 
key role in host defense against pathogenic infections. 




that  the  antibacterial  activity  could  be  because  of  the different  cellular  events  like  repression  of 
macromolecular synthesis within the cell [74].   
In view of antibacterial remedy, drug amalgamation has many advantages in comparison to the 
use of  single agents.  It may be employed  to achieve synergistic activity,  to  impede emergence of 
resistant bacteria, and to lower the side effects because of the use of lower drug concentration [75]. 
The  amalgamation  of  P.  sophore mucus  extract  and  gentamicin was  imperative  to  optimize  the 
antibacterial  efficacy  of  both.  Moreover,  future  studies  are  necessary  for  testing  antibacterial 
resistance  towards  other  drugs.  P.  sophore mucus  extract  also  showed  the  remarkable  results  in 
inhibiting the biofilms of all tested bacterial pathogens in a concentration dependent manner at their 








pathogens. This was  further  confirmed by SEM  analysis by decreasing  the multilayer growth of 
biofilms  and  free‐living  cells  by  influencing  the  integrity  of  cell wall. Additionally,  it was  also 
observed that disturbed cell walls of all bacterial strains led to failure in the emergence of clusters 
and inability to maintain their typical morphology in the presence of mucus extract.   
Moreover,  extracellular  polymeric  substances  (EPSs)  produced  by  bacteria  significantly 




inhibition of EPSs  in all  tested bacterial  strains. Reduction  in  the biochemical  constitution of  the 
biofilm matrix weakens  the complexity of biofilm and makes  it easy  for  the drugs  to access  [78]. 
Altogether,  our  data  demonstrated  the  same  finding,  that  P.  sophore mucus  extract  restricts  the 
formation of biofilms. 
Bioactive metabolites known to have antimicrobial potential and different classes of bioactive 






with  the  bacterial membrane,  enzyme  activity  inhibition  oxidative  phosphorylation  uncoupling, 
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auto‐oxidation and peroxidation, disruption of electron transport chain, and via cell lysis [79]. It has 
been  reported  that  free  fatty acids are  the major part of  fish mucus and  contribute  in protection 
against a variety of fungal and bacterial diseases as human sebum [80]. Apart from this study, fatty 




revealed  the  presence  of  two  of  the most  important  host‐derived  lipids;  phytosphingosine  and 
dihydrosphingosine,  that  have  been  known  as  antimicrobial molecules.  They  function  in  innate 
immune response along with peptides and are found on skin, saliva, and mucosal surfaces including 
other body fluids. Their possible mode of action is inhibition of cell wall synthesis and interfering 
with  the  bacterial membrane  [44]. Another  important  detection  in  fish  epidermal mucus  is  the 
occurrence of short peptides which are also known for antimicrobial and antibiofilm activities [14,83–
88]. They are also known as host defense peptides and are a first  line of defense against  invading 
pathogens  by  providing  direct  (antimicrobial,  antibiofilm,)  or  indirect  (anti‐inflammatory, 










Collectively,  this  study  revealed  that P.  sophore mucus  contains  a  diverse  class  of  bioactive 
metabolites that might have an exceptional antibacterial potential against all assessed Gram‐positive 
and  Gram‐negative  pathogenic  bacteria.  P.  sophore mucus  extract  was  found  to  inhibit  biofilm 
formation by  affecting  the viability  and  integrity of bacterial  cells within biofilms,  as well  as by 
hampering the production of EPS. These findings indicate P. sophore mucus can potentially be useful 
or can become a potent antibacterial and antibiofilm compound, as an alternative to antibiotics or 
other drug  agents. Hence, we  recommend more  investigations  to  be  conducted  to have  a  better 
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